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Abstract  A structural homology model of Butirosin D in addition to the crystal structure of FrbG is presented.  Butirosin D has been previously re‐characterized as a deacetylase, releasing a free acetate molecule when acting upon the substrate 2’‐N‐acetylparomamine. The involved catalytic core residues within the model are 100% conserved, as compared to the crystal structure of Orf2* in complex with its ligand teicoplanin.   Also presented is the 1.6 Å resolution crystal structure and accompanying biochemical characterization of FrbG, which catalyzes the hydroxylation of CMP‐conjugated aminopropylphosphonate. We show that FrbG is a novel enzyme that shares a similar function with known flavin‐containing monooxygenases (FMOs) but is structurally distinct from these other prokaryotic and eukaryotic FMOs.  
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Chapter 1: Introduction 
 
1.1 Why bacteria produce antibiotics Fungi,  bacteria,  and  actinomycetes  are  important  antibiotic  producing organisms. Streptomyces are active  in the production of a variety of antibiotics. The  ecological  role  of  antibiotics  is  poorly  understood.  Classically,  antibiotic production by microbes has been viewed as a means of mediating  interactions with  surrounding  microbial  neighbors.    They  serve  as  a  type  of  microbial weapon  used  to  kill  off  other  microbes  competing  for  limited  resources. However,  recent  studies  have  shown  that  antibiotics  may  function  in  a  much more  subtle  manner.  At  concentrations  below  inhibitory  levels  for  target bacteria, antibiotics can modulate bacterial transcriptional profiles (Yim 2007). Therefore,  antibiotics  could  actually  be microbial  signaling molecules  that  are toxic at unnaturally high concentrations.   Oftentimes,  as  a  result  of  horizontal  gene  transfer,  the  enzymes  used  in  the production of antibiotics in bacteria and fungi are found on a continuous stretch of DNA known  as  a  gene  cluster.      This  gene  cluster  encodes  for  proteins  that make the necessary building blocks for the antibiotic, the enzymes that connect and  modify  the  building  blocks  into  a  functional  molecule,  the  regulatory proteins  responsible  for  the  expression  of  the  antibiotic  under  various conditions, and proteins that prevent the bacterial or fungal antibiotic producer from dying from their own product (Clardy 2009).  
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1.2 Pathways of antibiotic production similar to metabolic pathways Mutation,  duplication,  deletion,  and  rearrangement  are  the  same  evolutionary methods  of  protein  diversification  that  results  in  novel  antibiotics.  Moreover, antibiotic assembly  is a modular process  that also contributes  to  the variety of derivatives that can be produced from a basic antibiotic core structure like beta‐lactam  in  penicillins  and  cephalosporins,  or  the  aminocyclitol  ring  linked  by glycosidic  bonds  to  amino  sugars,  an  identity  of  the  aminoglycoside  family (Figure 1.1)  (Jana 2006) Most antibiotic biosynthetic pathways mimic anabolic and catabolic pathways that the bacteria, fungi, or actinomycetes use to sustain life. The enzymes used to produce the antibiotic are related only  in  function to those  that  produce  biological  molecules  necessary  for  carrying  out  basic metabolic  needs  (Clardy  2009).  Tetracycline’s  biosynthetic  pathway  is  closely related to fatty acid biosynthesis, whereas, streptomycin production utilizes the same type of reactions for glycogen and cellulose production (Clardy 2009).  
1.3 Mechanisms of Antibiotic Action The  different  classes  of  antibiotics  exert  their  bactericidal  and  bacteristatic properties  by  disrupting  essential  cellular  functions.  Aminoglycosides, tetracyclines,  and  spectinomycin  bind  to  the  30S  ribosomal  subunit  whereas chloramphenical,  lincomycin,  clindamycin,  and  macrolides  bind  to  the  50S ribosomal  subunit  inhibiting  protein  synthesis.  Rifampin,  rifamycin,  and rifampicin bind to DNA‐dependent RNA polymerase and inhibit initiation of RNA 
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synthesis.  Quinolones  bind  to  the  A  subunit  of  DNA  gyrase  and  prevent supercoiling of DNA, thus inhibiting DNA synthesis. Sulfonamides, sulfones, and trimethoprim act as small molecule inhibitors competing with natural substrates and  preventing  formation  of  crucial  metabolites  such  as  folic  acid  (Howland 1997).  
1.4 Mechanisms of Antibiotic Resistance Numerous bacteria, fungi, and parasites have grown immune to the current anti‐microbial  arsenal.  Resistance  is  the  ability  for  a  bacterium  to  survive  at sufficiently high concentrations of an antibiotic. At a high enough concentration, even the most resistant bacterium will die from a given antibiotic. In the clinical world, of great concern  is  the concentration needed to  inhibit  the growth of or kill a bacterial species must also be well tolerated by the human body. A single bacterium may use one or more of the four basic methods of resistance. The first method  is mutational  alteration of  the  target protein  so  that  antibiotics would not  recognize  their  target.  Ribosome  modification  confers  resistance  to  the bactericidal aminoglycosides in Mycobacterium tuberculosis (Nikaido 2009). The second is enzymatic modification of the antibiotic. β‐lactamase is an enzyme that cleaves  the  β‐lactam  ring  of  penicillins  rendering  them  useless  against 
Staphylococcus aureus  (Gold 1996). The third method involves multidrug‐efflux pumps  causing  extrusion  of  the  antibiotic  from  inside  the  cell  (Nikaido  2009; Wright  2011).  The  fourth method  is molecular  bypass where  the microbe  has evolved  mechanisms  to  circumvent  antibiotic  action.  Vancomycin  resistance 
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involves  the  elaborate  expression  of  five  genes  that  sense  the  presence  of vancomycin and alter vancomycin’s small molecule target from an amide bond to an  ester  bond  preventing  productive  binding  of  the  antibiotic  (Wright  2011). Because bacteria oftentimes harbor several of these resistance mechanisms for a single class of antibiotics, the lifespan of utility for these drugs are finite.   
1.5 The Rise of Antimicrobial Resistant Organisms and need for Antibiotic 
discovery According  to  a  recent  study,  methicillin‐resistant  strains  of  Staphylococcus 
aureus  are  estimated  to  cause  19,000  deaths  per  year  in  the  United  States resulting in an estimated  $3‐4 billion health care costs per year (Duggal 2011). The threat of resistance is so severe that the World Health Organization’s theme for  World  Health  Day  2011  was  “Antimicrobial  resistance”  (WHO  2011).  The rapidly  emerging  antibiotic  resistant  strains  of  bacteria  are  rendering  current therapies futile. Therefore, it is imperative that novel treatments are discovered and/or  engineered  to  stem  the  tide  of  this  global  threat.  In  order  to  do  so, improved screening techniques are necessary for the detection and evaluation of therapeutic  drug  candidates  and  targets.  An  understanding  of  how  enzymatic drug  targets  function  will  enable  creation  of  viable  inhibitors.  A  thorough knowledge of  these therapeutic candidates’ biosynthetic pathways  is necessary for  the  creation  of  their  more  potent  and  effective  derivatives.  Also, understanding the formation of these candidates will facilitate the development of an efficient and economically viable process for their production. 
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1.6 Focus The topic of this dissertation is to discuss the crystal structure and biochemical characterization of  two enzymes. Both enzymes are  involved  in  the production of  antibiotics.  Butirosin  D  functions  as  a  deacytylase  carrying  out  the  critical function  of  incorporating  glucosamine  into  natural  products  such  as  cell  wall biosynthesis and has been shown to be involved in the production of Butirosin, an aminoglycoside (Truman 2007). FrbG is a novel flavin monoxygenase that is involved  in  the  production  of  the  antibiotic  FR‐900098,  a  phosphonic  acid derivative (Nguyen 2011). 
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 Figure 1.1 Beta‐lactam and aminocyclitol ring  
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Chapter 2: A Model of the Structure and Function of Butirosin D 
 
Abstract A structural homology model of Butirosin D is presented.  This enzyme has been previously re‐characterized as a deacetylase, releasing a free acetate molecule when acting upon the substrate 2’‐N‐acetylparomamine. The involved catalytic core residues within the model are 100% conserved, as compared to the crystal structure of Orf2* in complex with its ligand teicoplanin.  A triad of two is histamine (H14 and H163) residues and one aspartic acid (D16) residue coordinate a metal ion, believed to act in concert with another aspartic acid residue (D19) as the Lewis acid for the reaction to occur. Residues surrounding this relatively deep motif are likely to direct both ligand specificity and registry, in particular residues A107, possibly Q193 and the capping loop.  
Background 
2.1 Aminoglycosides 70 years ago, the first aminoglycoside was isolated from Streptomyces griseus (Schatz 1943).  This was groundbreaking, as streptomycin was shown to have a very broad‐spectrum of coverage not only against gram‐positive organisms but also perhaps more importantly at the time against gram‐negative organisms for which penicillins and sulfonamides failed to show likewise strong efficacy. The acid‐fast bacillus Mycobacterium tuberculosis was also found to be susceptible.  Following this discovery, a number of other compounds generated by different 
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strains of bacteria were soon being discovered; including but not limited to neomycin (Waksman 1949), kanamycin (Umezawa 1957), and gentamicin (Weinstein 1963). The structure of this class of antibiotics involves an aminolated sugar moiety, an aminocyclitol backbone.  Regarding function, they are classically known for their bacteriostatic ability to irreversibly bind the bacterial 30s ribosomal subunit, blocking further protein synthesis by the organism (Edelmann 1977; Carter 2000).  However, this mechanism does not appear to fully explain the bactericidal behavior at relatively higher concentrations.  Rather, it is their ability to displace metal ions involved in linking cell wall polysaccharides leading membrane hole formation, which is important in this regard (Walker 1988). Aminoglycosides may be administered as primary or secondary line treatments, depending on their indication and mode of delivery.  As a topical, preparations with neomycin, e.g. Neosporin (Johnson & Johnson corporation), are available over the counter such that the consumer may improperly and overly use these medications.  In fact, neomycin was named allergen of the year in 2010 pointing out the significance of likely overuse within the public at large.  Of note, bacitracin (also found in Neosporin) was the 2003 allergen of the year, and is not known to cross‐react with neomycin.   In the hospital setting, aminoglycosides are administered for coverage of aerobic gram‐negative organisms, e.g. Pseudomonas, Kelbsiella, as well as opportunistic organisms such as Serratia, which may lead to septicemia and death if not treated timely. 
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Their ability to cause “codon skipping”, e.g. gentamicin, has been exploited to circumvent nonsense mutation within the CFTR (cystic fibrosis transmembrane conductance regulator) in patients with cystic fibrosis (Wishchanski 2003).  Affect against HIV has also been observed (human immunodeficiency virus) has been noted as well (Litovchick 2001; Tok 2001).  Aminoglycosides show an associated “anti‐plasmid” effect as well (Thomas 2005). Resistance does occur and tends to be secondary to the action of enzymes involved in chemically modifying the aminoglycoside structure (Neu 1992: Neu 1994), decreasing efficacy.  Exploiting these same mechanisms to reverse resistance is the central goal of understanding side chain modification of such antibiotics.  Well‐known toxicities of aminoglycosides include, but are not limited to, reversible nephrotoxicity as well as sensorial ototoxicity.  The re‐engineering of aminoglycoside side groups, otherwise at risk of such resistant modification, is the major thrust of studying the structures of antibiotic modifying proteins such as BtrD and could potentially aid in preventing unwanted side effects as well.  One example of successful modification in combating resistance is that of arbekacin (Kotra 2002), which continues to be an effective option in the treatment of MRSA.  
2.2 Aminoglycoside Deacetylases Discovery The relatively recent discovery of 2’‐N‐acetylparomamine as an intermediate upon which the enzyme BtrD (butirosin D) acts, releasing free acetate (Truman, 
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2007), led to further investigation into whether or not other aminoglycoside biosynthetic pathways contained a similar moiety.  In particular, the neomycin biosynthetic pathway enzyme NeoL (within the neomycin cluster) was found to specifically interact with the N‐acetylglucosamine motif (Yokoyama 2008), releasing a free acetate group.  Within the same work, NeoL was shown to play a role in the generation of neomycin from the ribostamycin precursor, following glycosylation via NeoK (Yokoyama 2008).  The gentamicin cluster contains a similar 2‐N‐acetylparomaine deacetylase, with GntM acting to generate paromaine (Park 2008).  KanN (aka kacA), from Streptomyces kanamyceticus, has also been identified as a putative aminoglycoside kanamycin cluster deacetylase (UNIPROT entry Q6L734; Yanai 2004).  Note that the specific function was not assigned in the 2004 discovered cluster, and that it is still listed as putative.  
2.3 Other Deacetylases In order to protect themselves against oxidative stress, organisms are equipped with methods for dealing with reactive oxidants.  Perhaps the most well known system involves glutathione reductase, which is utilized by both eukaryotes as well as a subset of bacteria (gram‐negative).  However, other organisms such as the actinomycetes family (which includes both Streptomycetes and pathogenic Mycobacteria) lack the glutathione pathway and must rely on other means of anti‐oxidation.    Rather, these organisms depend on the generation of mycothiol, a disaccharide that contains a conjugated cysteine (Sakuda 1994).  The dissection of the pathway involved in producing 1‐D‐myo‐inosityl‐2‐(N‐acetyl‐L‐
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cysteinyl)amido‐2‐deoxy‐α‐D‐glucopyranoside (mycothiol) has been shown to contain a deacytylase responsible for converting GlcNAc‐Ins (1‐D‐myo‐inosityl‐2‐acetamido‐2‐deoxy‐α‐D‐glucopyranoside) to GlcN‐Ins, by the release of a free acetate group (Newton 2000). The structure of the responsible enzyme MshB (expressed by 
Mycobacterium tuberculosis) has since been solved and analyzed (McCarthy 2004).  A metal ion‐containing pocket is formed by multiple α‐helices and a floor made up of a β‐sheet, in a Rossman‐like fold manner.  The involved metal ion coordinated residues contain the sequential motif AHPDDE found to be conserved amongst homologues.  At that time, deacetylation was proposed to be metal ion dependent with the investigators able to build in the MshB substrate based on a fortuitously bound β‐octylglucoside molecule within their protein X‐ray crystallography structure.  This uncovered the mechanism.   Other deacatylases, which act upon N ‐acetylglucosamine residues, were soon after characterized.  In particular, Dbv21 and Orf2* have been classified as pseudoaglycone deacetylases involved in the synthesis of teicoplanin, a lipoglycopeptide antibiotic (Ho 2006).   Orf2*, is able to deacetylate both of N‐acetyl‐D‐glucosaminyl teicoplanin pseudoaglycone and teicoplanin itself.  However, although Dvb21 recognizes both N ‐acetyl‐D‐glucosaminyl A40926 pseudoaglycone as well as the N‐acetyl‐D‐glucosaminyl teicoplanin pseudoaglycone, it does not likewise act on teicoplanin directly.  The concern with understanding the structure and function of this class of modifying enzyme 
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is in particular with respect to the emerging resistance to vancomycin, a glyopeptide antibiotic.  
2.4 Common Structural Motif and Function X‐ray protein crystallography structures of the Dvb21 and Orf2* enzymes (Zou 2008) revealed further detail regarding the catalytic function of this class of enzymes.  The structures unveiled the coordination of a catalytic zinc ion, conserved with what has been coined the COG2120 domain motif A/PHXDD.  This stretch of residues is critical for metal binding, substrate binding, as well as the catalytic mechanism as shown by a further study of trapped Orf2* state bound with the modeled teicoplanin, (Chan 2011). Figure 2.12 shows the coordination of teicoplanin within the Orf2* catalytic pocket, with the respective corresponding residues and interacting zinc ion and water molecules.  H164 (H164N within the crystal structure, as an intermediate trap), H16, D19, and a coordinated water molecule for a stabilizing pyramidal conformation.  It is believed that residue D19, together with the modeled zinc ion (coordinated water molecule within the structure, along with the H164N trapping mutation) form a Lewis acid (Chan 2011).  This zinc ion and D19 residue may act together to activate the previously discussed pyramidal water as the neutrophilic center of attack upon the acyl carbonyl carbon, releasing the acetate group.  Residue Y190 appears to direct the acylamide carbonyl oxygen in alignment within the catalytic pocket (Figure 2.12).  There is a lack of cleavage when the substrate lacks this oxygen group (Chan 2011).  
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Furthermore, mutations S98A, V121A, and F193Y produces a shift in cleavage site from r6 GlcNac to r4 GlcNac pseudo‐teicoplanin (Chan 2011) demonstrating how these enzymes may engineered to generate a larger library of decorating moieties.  Noteworthy, the mutation S98A enhanced catalytic function by 40% (Chan 2011).   
2.5 Small Molecule Inhibition of Deacetylases The deacetylase MshB has been considered a candidate template for inhibitor discovery in the fight against Mycobacterium Tuberculosis.  Conjugates of the natural product plumbagin, as well as phenyl‐2‐amino‐1‐thioglucoside, have been screened for their properties of inhibiting MshB function (Gammon 2010).  While inhibition of this enzyme favorably interferes with redox of oxidative stress factors, leading to oxidative damage, structure based drug discovery/design of inhibitors of the aminoglycoside deacetylases would lead to the organisms inability to modify antibiotic side groups.  Rather, the goal in this case is to re‐engineer these particular enzymes to generate new libraries of antibiotics derivatives more robust against the development of resistance.  
2.6 Butirosin D – Reassignment of Function Functionally, BtrD was originally assigned as a nucleotidyltransferase, generating thymidine 5’‐diphosphoglucosamine from thymidine 5’‐triphosphate and glucosamine‐1‐phopshate, providing a sugar donor for the 
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glycosyltransferase BtrM (Kudo 2005).  However, when Orf2* was shown to be a deacetylase within the teicoplanin cluster the initial function of BtrD was also reconsidered (Truman 2007).  Furthermore, Orf2* (Li, 2004; Truman, 2006) was assigned to the phylogenic enzyme class involving other deacetylases, including but not limited to MshB (mycothiol biosynthesis) (Newton 2000; Maynes 2003; McCarthy 2004). Whereas Orf2* and MshB share a similar substrate, formation of glucosamine via the deacetylation of UDP‐GlcNAc (diphospho‐N‐acetyl‐D‐glucosamine), BtrD was found to act upon 2’‐N‐acetylparomamine with free acetate formation (Truman 2007).  This finding is corroborated by paromamine recovering generation of butirosin in a BtrD null Bacillus circulans strain (Kudo 2005). Likewise, BtrD has been shown to contain a highly conserved deacetylase N‐terminal COG2120 domain motif A/PHXDD, as well as a HXDH motif more central in sequence despite its lower degree of overall sequence conservation.  As discussed above, these motifs have been shown to be critical in metal binding, substrate binding, and the catalysis mechanism.  
Materials and Methods 
2.7 Cloning, Expression, and Purification I made several attempts to clone full‐length Butirosin D into the pGEX‐6P‐1 vector with transformation into DH5α ‐KCM competent cells that failed. Success was achieved with insertion of full‐length Butirosin D into the pET‐His‐SUMO 
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vector with transformation into BL21(DE3) cells. Transformed cells were cultured overnight at 37° C in Luria broth medium (BD Biosciences) with the appropriate antibiotic (0.05 mg/ml of kanamycin). The cultures were diluted 1:100 with the same medium and grown to an A600 ~ 0.8. Protein overexpression was induced with a final concentration of 1 mM isopropyl‐β‐D‐thiogalactoside and cultures were incubated at 37° C with agitation for 18 hours. After centrifugation at 4000 rpm for 30 minutes the supernatant was discarded and the pellet resuspended in 10 mM PBS (pH 7.4). Samples were lysed via the freeze/thaw and French Press (3000‐4000 psi) methods and centrifuged at 15000 rpm for 1 hour. The soluble fraction was collected and subjected to affinity chromatography (Cobalt column) with buffer containing 300 mM KCl and 50 mM KPO4 (pH 8.0) in the absence and presence of 200 mM Imidazole (pH 8). SDS‐Page gel electrophoresis was used to evaluate for the presence of BtrD in the collected fractions. Varying concentrations of SUMO protease and incubation times were conducted to cleave and remove the 6xHistag from BtrD. The collected fractions were dialyzed into 20 mM Tris (pH 8), 150 mM KCl, and 1mM DTT. The collected fractions were further purified by subtraction, cation exchange, and size exclusion chromatography with buffer exchange into 20 mM Tris‐HCl (pH 8) and 100 mM NaCl. Concentration using a 10‐kDa molecular mass limit centrifugal filter device (Millipore) resulted in a protein yields of ~7 µg/µl  to 21.7 µg/µl (Figure 2.1).   
2.8 Crystallization 
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Purified and concentrated (~7 µg/µl  to 21.7 µg/µl) full‐length BtrD was incubated in various commercial crystallization screens  using the hanging drop vapor diffusion method. The crystallization screens used were Crystal Screen I, Crystal Screen II, Index, SaltRx, Natrix from Hampton Research and Wizard I, Wizard II, and Wizard III  from Emerald Biosystems.  
2.9 Molecular Modeling Given I was unable to obtain the diffraction data needed to solve the BtrD strcuture, I turned to online in silico modeling programs.  As discussed below, these tools were utilized to develop a model of BtrD, as well as BtrD in complex with 2’‐N‐acetylparomamine (2Nap).  In particular, the Orf2*/teicoplanin model was used as a roadmap for the functional BtrD/2Nap model presented in this chapter.  Models of the homologs NeoL and KanN were generated for a structural comparison.  
Results and Discussion 
2.10 Crystallization Attempts Initial crystals grew in 30% (v/v) PEG 400, CAPS pH 10.5; 30% (v/v) PEG 400, 100 mM Tris pH 8.5, 0.2 M MgCl2; 30% (v/v) PEG 400, acetate pH 4.5; 0.2M Ca(OAc)2; 20% (w/v) PEG 1000, 100 mM acetate pH 4.5, 200 m M Zn(OA)2 after four months of incubation. Exhaustive reproduction and optimization matrix trays were set with varying buffer, PEG, and salt concentrations.  Reproduction 
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of crystals proved difficult and those that did grow did not result in any diffraction pattern when subjected to the Argonne synchrotron beam line.  
2.11 Sequences When the protein sequence for BtrD is provided to the online protein sequence search engine PBLAST (Altschul 1997) it is found to be a member of the PIG‐L deacetylase super family, of which MshB is a prototype member.  The top hit homolog is an N‐acetylglucosaminylphosphastidylinositol deacetylase from 
Paenibacillus sp., with a sequence identity of 95% over 100% of the sequence, with 0% gaps.  There is no solved structure of this close relative.  However, an X‐ray protein crystallography structure of MshB (RCSB entry 1Q7T) is available for modeling.  Sequence alignment with LALIGN (Huang 1991). Further multiple alignment of the BtrD protein sequence against those of the deacetylases Dbv21 and Orf2* with ClustalW2 (Larkin 2007), together with global single alignment of BtrD against either the Dbv21 or Orf2* sequence with LALIGN, show that Dbv21 and Orf2* are relatively more conserved overall (Figures 2.2, 2.3, and 2.4).  Overall sequence identity, when compared to BtrD, is 24.1% for Dbv21 and 22.1% for Orf2* (Figures 2.3 and 2.4).  
2.12 Phyre2 Model The structural‐homology modeling server Phyre2 is able to predict with high accuracy sequence to structure models for low 15 to 25% sequence identity queries within an RMSD of 2 to 4 Å (Kelley 2009).  The overall goal of this 
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program is to build a model structure based on multiple template library structures by looking for both close and distance sequence homology. Pairwise alignments of top hits are used to generate a single alignment against the query sequence.  Secondary structure is predicted, utilizing the three secondary structure predictive programs Psi‐Pred (McGuffin 2000), SSPro (Pollastri 2002), and JNet (Cole 2008), for which each generates a confidence level for each residue for each of the most common secondary structural motifs, α‐helix, β‐ strand, and coil.  The three values are averaged for the final secondary structure Phyre2 output.  Disopred (Ward 2004) is also used to calculate confidence of order.  The resultant profile is then scanned against the structural fold library (Bennett‐Lovsey 2008), made up of SCOP (Structural Classification of Proteins, Murzin 1995) and the PDB (Protein Data Bank, Berman 2000).  Furthermore, a loop library is used when there are deletions or insertions needed to create a contiguous structure.  Side chains for the final model are selected from a rotamer library. As shown above, BtrD has an overall sequence identity of 22 to 24% when compared against distance homologs Orf2* and Dbv21.  Hence, given the difficulty had with crystallization efforts, Phyre2 provides a reasonable path for looking at a possible model of this intriguing enzyme.  The BtrD sequence was provided to the Phyre2 server, with the exhaustive search option selected.  96% of the residues were modeled at a confidence greater than 90%, with 45% modeled as α‐helix and 9% as β−sheet.  The confidence for secondary structure may be seen in Figure 2.5, respectively. The top two hit template models include 
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the pseudoaglycone deacetylase Dbv21 (RCSB entry 3DFI_A) and the teicoplanin pseudoaglycone deacetylase Orf2* (RCSB entry 3DFM_A).  The sequence identity for the segment of sequence modeled is 27% for Dbv21 and 25% for Orf2*.  
2.13 RaptorX Model RaptorX (Källberg 2012) is another structural‐homology template modeling server, which utilizes known structures with similar and remote sequence similarity to generate a model based on the provided sequence query.  In short, RaptorX begins by splitting the query sequence into subdomains as well as predicting regions of disorder.  It then “threads” these sequences into best‐hit templates, which are then ranked.  Multiple candidate models are generated, with a final overall model based on the top ranked sequence‐to‐structure templates.  The final model may be as simple as threading of the query sequence into the single top hit template when the sequence identity is relatively high (e.g. 70%), or as complicated as a model built based on many subdomain templates when the sequence identity is more remote, with final energy minimization of the “hybrid” output template carried out.   The sequence of BtrD was likewise provided to the online RaptorX server.  Via PSI‐BLAST (limiting to solved structures), sequences of significance not surprisingly include Dbv21 (RCSB entry 3DFI_A) and Orf2* (RCSB entries 2XAD_A and 2X9L_A).  The sequence to structure homology for MshB (RCSB entry 1Q7T) is also ranked highly.  In rank order the following deacetylase 
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structures were pulled out of the PDB; from highest to lowest Orf2*, MshB, and Dbv21.  
2.14 Structural Analysis For both the Phyre2 and RaptorX models, an overall Rossman‐like fold was generated for the entire 275 amino acid sequence.  Structural alignment of the overall fold, comparing the two models, gives an RMSD of 2.17 Å.  The RMSD values (in Å) of the Phyre2 model for structural alignment against top hit models important in dissecting the catalytic function of this deacetylase are the following; 1.54 for Dbv21 (RCSB entry 3DFI), 4.46 for Orf2*/Zn (RCSB entry 3DFM), and 5.17 for Orf2*/teicoplanin (RCSB 2XAD).  For the RaptorX model, the values against the same templates are the following; 0.8 for Dbv21, 1.38 for Orf2*/Zn, and 1.69 for Orf2*/teicoplanin.  Given these findings, the RaptorX model was chosen for further inspection and comparison (Figure 2.9).  The “walls” of a putative metal catalytic pocket is surrounded by α‐helices (orange) with a β‐sheet floor (green) and “capping” loop roof (blue), respectively (Figure 2.9).  There is also another flexible loop (purple), as noted to be displaced in the Orf2*/teicoplanin structure (see Figure 2.10).    In order to better understand the layout of the ligand binding pocket, with regards to residues which have been structurally shown to play a role in ligand binding, the structure of the Orf2*/teicoplanin complex (with the trapped H164N mutation) was closely examined.  Orf2* is a deacetylase which acts within the teicoplanin pathway, as shown in Figure 2.10.  Figure 2.11 shows the 
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ligand to be buried deep within the pocket where a metal ion has been previously shown to coordinate.  Note the capping loop (blue) and resultant disorder of another flexible loop (N‐term and C‐term of loop shown in purple), which accommodate the ligand (yellow).  When Orf2* structure and the BtrD model are structurally aligned the RMSD of the residues deemed critical for the catalytic core is only 0.36 Å (Figure 2.15).  As a comparison of the Phyre2 and RaptorX models, and in order to verify likelihood given the two algorithms used to build these models, structural alignment of these core residues gives an RMSD of 0.49 Å.   Lastly, given the deacetylases NeoL and KanN are known to function in an identical manner to BtrD (Figure 2.19), structural models were likewise generated for these two proteins via RaptorX.  A multiple focal/global sequence alignment of this family of enzymes shows NeoL and KanN to be more sequentially similar than either is with respect to the sequence of BtrD (Figure 2.20).  The RMSD values for structural alignment with the BtrD model as the target are 6.03 Å for NeoL and 1.77 Å for KanN for the overall structures (Figure 2.21).  For the catalytic residues, again being 100% conserved when compared to those in the Orf2* structure, the structural alignment with BtrD as the target is 0.25 Å for NeoL and 0.21 Å for KanN (Figure 2.22).  
2.15 Molecular Mechanism of Action As discussed in section 2.2.2, the mechanism of this class of deacetylase has been proposed based on the trapped structure of Orf2* (H164N) in complex with 
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teicoplanin (Chan 2011).   Within this structure, there is a water located where there has been shown to be a coordinated metal ion within the solved apo‐Orf2*crystal structures, involving residues H16, D19, and H164 in particular (Figure 2.12).   The corresponding residues in the BtrD model are H14, D17, and H166 (Figure 2.17).  Single alanine mutations of each of these residues separately for Orf2* eliminates the deacetylase activity (Chan 2011), demonstrating the functional importance of this pyramidal metalloprotein motif.  Interestingly, S98 within the Orf2* structure is correspondingly an alanine within the BtrD model (A107).  When this residue is mutated in Orf2* the enzyme function was found to be enhanced by 40% (Chan 2011).   Based on the model of BtrD presented here, residues H14, D17, and H166, together with the modeled coordinated zinc metal ion form a pyramidal stabilizing tetrad, where the ion and residue D16 act as a Lewis acid to activate the coordinated water to attack the acyl carbonyl carbon (Figure 2.17).  Similarly residue Y191 (Y190 in the solved Orf2* structure) is proposed to stabilize the carbonyl group, of what will become the cleaved free acetate. The abovementioned residues involving the catalytic core are 100% conserved within the NeoL and KanN RaptorX models as well.  Not surprisingly, A107 in the BtrD is also conserved within the NeoL and KanN models, as these three enzymes are all known to act on 2’‐N’acetylparomamine in the same manner.  This particular residue appears to be of significance in that when mutated to an alanine, along with the mutations V121A and F193Y in the Orf2* sequence (Figure 2.13), one is able to shift deacetylase activity from acting at the 
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r6 GlcNac site instead at r4.  Of note, Orf2* residues V121 lies within the capping loop and residue S98 is within the vicinity whereas residue F193 lies at the entrance of the ligand pocket.  The corresponding residue for Orf2* F193 is BtrD Q193.  With V121 lying within the capping loop, we are unable to realistically deduce a similar one to one correspondence.  However, it is clear the capping loop plays a role in recognition and registry of recognition.  This demonstrates these residues play a direct role in the registry of ligand recognition and cleavage and that the goal of re‐engineering deacetylases such as BtrD is possible.  
Conclusion The re‐engineering of enzymes involved in modifying side groups of antibiotics provides a potentially powerful avenue in generating libraries of new derivatives, with the hopes of targeting species which have developed resistance to the current arsenal of treatments available, as well as prevent such further development of resistance.  Herein, a model of BtrD has been provided as a further roadmap for such design.  What can be concluded from this model is the catalytic mechanism appears to be strongly conserved amongst the deacetylase family.  However, unique recognition of ligands lies within the signature of residues surrounding the catalytic core.  Structure based mutagenesis of these residues within the BtrD, NeoL, and KanN models, as demonstrated for the solved Orf2* structure, may likewise allow for similar shifts in modifications. 
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Figure 2.1— SDS‐Page gel electrophoresis was used to evaluate for purified BtrD after size‐exclusion chromatography. 
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Figure 2.2 – Multiple sequence alignment of BtrD with Dbv21 and Orf2* using ClustalW.  The relative similarity scores are shown, with the sequences of Orf2* and Dbv21 clearly overall more similar than BtrD with either sequence. 
 
   26 
 
 
Figure 2.3 – Overall global and focal sequence alignment of BtrD protein sequence with that of Dbv21. 
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Figure 2.4 – Overall global and focal sequence alignment of BtrD protein sequence with that of Orf2*. 
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Figure 2.5 – The secondary profile of the Phyre2 BtrD protein structural model.  Red denotes high confidence, yellow to green mid confidence, and blue least amount of confidence in the modeled secondary structure. 
   29 
 
 
 
Figure 2.6 – Overall fold of the RaptorX and Phyre2 structural models of BtrD.  
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Figure 2.7 – Structural alignment of the Phyre2 BtrD model with Dbv21, Orf2*/zinc, and Orf2*/teicoplanin. 
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Figure 2.8 – Structural alignment of the RaptorX BtrD model with Dbv21, Orf2*/zinc, and Orf2*/teicoplanin. 
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Figure 2.9 – Overall structure of the BtrD model (RaptorX).  The “capping” loop is denoted in blue.  The b‐strand floor is denoted in green.  Another flexible loop of possible importance for ligand recognition is shown in purple (see figure 2.10).  A modeled zinc ion is shown in gray. 
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Figure 2.10 – Relevant step in the teicoplanin pathway, where the deacetylase Orf2* acts to remove a free acetate. 
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Figure 2.11 – Protein X‐ray crystal structure of Orf2*(H164N) in complex with teicoplanin (yellow).  Note the capping loop and other displaced loop accommodating the docking of teicoplanin. 
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Figure 2.12 – Coordination of teicoplanin within the catalytic site of Orf2*. 
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Figure 2.13 – Coordination of teicoplanin, highlighting three residues (in cyan) shown to be significant in ligand recognition and registry. The catalytic core zinc of Orf2* is shown as a gray sphere and the capping loop in blue. 
 
 
 
 
 
 
   37 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 2.14 – Mechanism of BtrD as a deacetylase, releasing free acetate. 
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Figure 2.15 – Structural alignment of the catalytic core residues of Orf2* with the BtrD model. 
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Figure 2.16 – Modeled 2’‐N’acetylparomamine, which was aligned with teicoplanin within the catalytic pocket. 
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Figure 2.17 – Model of the catalytic core of BtrD in coordination with 2’‐N’acetylparomamine with the inclusion of a zinc ion considered a Lewis acid along with residue D16 and a coordinated stabilizing triad of resides H14, D17, and H166 formin a tetrad with the zinc ion.  Y190 stabilizes the carbonyl group. 
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Figure 2.18 – Structural alignment of the catalytic residues of the Phyre2 and RaptorX models of BtrD. 
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Figure 2.19 – Chemical pathway of BtrD homologs NeoL and kanN. 
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Figure 2.20 – Multiple sequence alignment of BtrD with NeoL and KanN using ClustalW.  The relative similarity scores are shown, with the sequences of NeoL and KanN clearly overall more similar than BtrD with either sequence. 
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Figure 2.21 – Structural alignment of the RaptorX BtrD model with Raptor X models of  NeoL, and KaN.  
   45 
 
 
 
Figure 2.22 ­­ Structural alignment of the catalytic core residues of BtrD model with the NeoL and KaN models. 
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Figure 2.23 – Structure of butirosin, a 2‐DOS aminoglycoside with a (S)‐4‐amino‐2‐hydroxybutyrate side chain. 
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Chapter 3:  Structure and Function of FrbG 
 
Abstract FR‐900098 is a phosphonic acid derivative from the soil isolate Streptomyces 
rubellomurinus that has been shown to be effective against Plasmodium 
falciparum, a protozoan parasitic strain that causes a fatal form of malaria. The biosynthetic strategy for FR‐900098 involves a novel coupling step in which intermediates in the pathway are conjugated to cytidine‐5’‐monophosphate (CMP) and the enzymes involved in the late steps of FR‐900098 biosynthesis function only on the conjugated substrate. Here, we present the 1.6 Å resolution crystal structure and accompanying biochemical characterization of FrbG, which catalyzes the hydroxylation of CMP‐conjugated aminopropylphosphonate. We show that FrbG is a novel enzyme that shares a similar function with known flavin‐containing monooxygenases (FMOs) but is structurally distinct from these other prokaryotic and eukaryotic FMOs.  Within the co‐crystal structure, the prosthetic group FAD and NADP(H) cofactor (reduced form) are bound within a basic, continuous channel at the core of FrbG. FrbG is distinguished from typical FMOs in that the nucleotide cofactor‐binding domain also serves in conferring substrate specificity.  Notably, in contrasts to all other available FMO structures, the crystal structure presented here represents a catalytically active conformation, with the C4 of the NADP(H) nicotinamide situated near the N5 of the FAD isoalloxazine, poised for hydride transfer.  A comparison with previously determined structures of FMOs in the post‐hydride transfer 
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conformation highlights structural rearrangements that may occur following the reduction of the flavin.  
Background 
3.1 Phosphonates Phosphonates are organophosphorus molecules that contain the highly stable C‐P bond. Biogenic organophorphorous compounds are generally found as esters of phosphoric acid containing the more common and labile C‐O‐P bonds (Quinn 2007).   
3.2 Phosphonic acid discovery  In 1959, the first naturally occurring phosphonate, 2‐aminoethane phosphonic acid, was isolated and identified from rumen protozoa (Horiguchi 1959). Subsequent discoveries after this initial study revealed a plethora of phosphorous‐carbon bond containing metabolites (Seidel 1988). Phosphonates are found within various organisms in nature ranging from prokaryotes to eubacteria. One of the main roles of phosphorous in living organisms is in transferring energy from one reaction to drive another reaction within cells. However, the biological role of phosphonates is still not well understood.    
3.3 Phosphonates in Nature The most abundant and ubiquitous naturally occurring phosphonates are 2‐Aminoethylphosphonate (AEP) and its N‐alkylated derivatives (See figure 3.1).  
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Phosphonates are often found as conjugates of glycans, lipids, and proteins. In the ciliated protozoan Tetrahymena AEP is incorporated into the cell membrane as a phosphonolipid. Because the C‐P bond is resistant to chemical hydrolysis, thermal decomposition, photolysis, and phosphatases (Hildebrand 1983), their incorporation is hypothesized to provide additional rigidity as well as protection from enzymatic degradation (Seidel 1992; 25). Furthermore, the inert nature of the C‐P bond and its close similarity to phosphoric acid and carboxylic acid functional groups have enabled phosphonate natural products such as the antibiotic fosfomycin and the herbicide bialaphos (phosphinothricin tripeptide) to be potent anti‐metabolites (Figure 3.1)(Fields 1999). [As antimetabolites, phosphonates have been shown to be extremely efficacious in the treatment of human diseases such as herpes, HIV/AIDS (Okuhara 1979) and malaria, (Okuhara 1980), and is promising against cancer (Hemmi 1982). Naturally occurring phosphonic acids vary in structure and exhibit activity against a wide array of targets (Figure 3.2). Derivatives of phosphonic acids have been shown to act as important biological regulators of growth and inhibitors of metabolic processes (Iguchi 1980). In agriculture, phosphonates are used as fungicides, herbicides, and pesticides (Johannes 2010). Therapeutically, phosphonic acid derivatives are currently used as antivirals (Okuhara 1979), and as antibiotics (Barry 1988) that are either synthetic or isolated from Streptomyces fradiae, S. 
viridochromogenes, S. wedmorensis (fosmidomycin, (Kim 2002) fosfomycin (Metcalf 2009)), or Bacillus subtilis (rhizotocin (Horiguchi 1959)).   
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3.4 Synthetic phosphonates Polymers of phosphonates such as bisphosphonates, and polyphosphonates have been synthetically produced since the 1970’s. Their high affinity to bone material has resulted in their application in nuclear medicine for cancer detection and prevention of osteoporosis. The bisphosphonates alendronate and risedronate (Figure 3.3A) are extensively used in the medical field for reversal of bone degeneration (Mitterhauser 2005). Synthetic organophosphonates like phosphonates found in nature continue to add to the arsenal of insecticides, herbicides, fungicides, antibiotics, and nerve gases. The synthetic herbicide glyphosate (phosphonomethylglycine) and the antiviral agent phosphonoformate (“Foscarnet”) (Figure 3.3B) are widely used in agriculture and medicine, respectively (Fields 1999).   However, even with their myriad applications in agriculture and especially as therapeutic agents against fatal human diseases little is known about the natural biosynthesis of these compounds. 
 
3.5 Discovery of FR­900098 – phosphorous containing antibiotic In 1979, Fujisawa Pharmaceutical Co in Osaka, Japan published a paper on the isolation and characterization of a novel antibiotic from the soil bacterium 
Streptomyces rubellomurinus that they called FR‐900098.  The chemical identification of FR‐900098 is 3‐(N‐acetyl‐N‐hydroxy)aminopropylphosphonic acid. It is an acetyl homologue of the phosphonic acid fosmidomycin and varies 
   51 
from fosmidomycin by a single methyl group attached to the carbonyl carbon (Figure 3.1).  Clinical trials conducted with the fosmidomycin monotherapy and in combination with clindamycin have proven that this phosphonic acid acts rapidly, safely, and effectively against uncomplicated Plasmodium falciparum, the agent responsible for the most severe form of malaria (Yim 2007, Cisar 2008). Earlier work revealed that FR‐900098 is twice more active than fosmidomycin against various strains of Plasmodium falciparum in vitro and in the Plasmodium 
vinckei mouse model (Okuhara 1980).  In addition to its potent anti‐malarial activity, FR‐900098 also exhibits inhibitory properties against several Gram‐negative bacteria such as Pseudomonas, Proteus, and Escherichia coli while maintaining low toxicity in experimental animals (Okuhara 1980). The formation of spheroplast, spherical bacterial cells with absent cell wall, by cells susceptible to FR‐900098 supported the initial hypothesis that its mechanism of action involved interference with bacterial cell wall synthesis (Okuhara 1979).  Subsequent studies have disproved this initial hypothesis and show that both FR‐900098 and its homologues act as small molecule inhibitory mimics of metabolic pathways. FR‐900098 acts as an inhibitory mimic of the enzyme 1-deoxy-D-xylulose-5-phosphate reductoisomerase 
(DXR) (Figure 3.2) (Okuhara 1979; Seidel 1992; Mitterhauser 2005; Seto 1999).   DXR catalyzes the second committed step of the non‐mevalonate pathway (Hidaka 1995; Woodyer 2006) (Figure 3.4) found in the apicoplast organelle of 
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plants and many bacteria such as Plasmodium. The non‐mevalonate pathway is vital in these organisms for the conversion of pyruvate and D‐glyceraldehyde 3‐phosphate to isopentenyl diphosphate, the precursor of essential isoprenoids such as steroid hormones, carotenoids, cholesterol, and ubiquinone (Clardy 2009). In eukaryotes and therefore, humans, isopentenyl diphosphate is instead produced via the melavonate pathway where three molecules of acetyl coenzyme A (acetyl CoA) are condensed into 3‐hydroxy‐3‐methylglutaryl coenzyme A. This molecule is then reduced to mevalonate by HMG‐CoA reductase. Eventually, mevalonate is further converted to isopentenyl diphosphate (Okuhara 1980) (Figure 3.4). As a consequence of the non‐mevalonate pathway’s exclusivity and essentialness to non‐eukaryotes, compounds such as FR‐900098 and fosmidomycin that inhibit enzymes within this pathway make ideal drugs.   
3.6 Phosphoenolpyruvate Mutase Through studies of well‐characterized mutant strains of the herbicide bialaphos (BA) producer, Streptomyces hygroscopicus, and the antibiotic fosfomycin (FA) producer, Streptomyces wedmorensis, many of the biosynthetic intermediates in the production of phosphonates were identified. (Seto 1999) Utilizing labeling experiments in the studies of various phosphonate biosynthetic pathways such as that of BA, FA, and the antibiotic FR‐33289 in Streptomyces reveal that phosphoenolpyruvate (PEP) mutase is the enzyme that catalyzes the first phosphorous‐carbon bond‐forming step in the production of all compounds in 
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nature containing either phosphonates or phosphinates (Figure 3.5). These studies show that the C‐P bonds were formed by intramolecular rearrangement of PEP to phosphonopyruvate (PnPy) Phosphonates have one phosphorous‐carbon bond whereas phosphinates contain two phosphorous‐carbon bonds. The reduction of phosphonate to phosphinate is carried out by carboxyphosphoenolpyruvate (CPEP) mutase, an enzyme similar to PEP mutase.  Early attempts to detect enzyme activities forming C‐P bonds in cell‐free systems were unsuccessful because the equilibrium between PEP and PnPy were more in favor of the cleavage of the C‐P bond and the formation of PEP in a ratio of more than 500:1 (Seidel 1988). In order for catalysis to be carried forward and produce the reaction product, PnPy, this reaction product had to be removed by the next enzyme in the pathway, PnPy decarboxylase. As the name indicates, this enzyme catalyzes the decarboxylation of PnPy.   Since PEP mutase is a common enzyme in the formation of the first C‐P bond in the production of naturally occurring phosphonates, the discovery of novel phosphonate biosynthetic gene clusters often begins by analyzing gene sequences for the presence of PEP mutase.  Further gene deletion and disruption studies are used to confirm and characterize complete phosphonate biosynthetic clusters. To date, the complete biosynthetic pathways for only three phosphonates are known: they are 2‐aminoethylphosphonate, fosfomycin, and bialaphos (phosphinothricin tripeptide) (Scheme 1) (Barry 1988; Hidaka 1995; 
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Woodyer 2006). The three completely known biosynthetic pathways share a common second step involving an irreversible thiamine pyrophosphate‐dependent decarboxylation of phosphonopyruvate (PnPy) to form phosphonoacetylaldehyde (Kim 2002; Higgins 2005; Cicchillo 2009).  
3.7 Assigning functions to FR­900098 biosynthetic gene cluster Sequence comparison to PEP mutase and other functionally known proteins were used to identify and characterize enzymes within the gene cluster for FR‐900098. FrbG was identified during the cloning and sequencing for the biosynthetic gene cluster, however, initial sequence comparison using bioinformatics tools failed to identify homologs with significant similarities. The focus of my work was to obtain a greater understanding of the biosynthetic pathway of FR‐900098 in order to increase the arsenal of potent, non‐toxic antibiotics that will evade the numerous resistant mechanisms. To do so, I have used protein X‐ray crystallography to solve the structure of FrbG, an enzyme shown to be necessary in the production of FR‐900098 (Johannes 2009).   Here, I report the biochemical characterization of FrbG and the 1.6 Å resolution structure of the full‐length enzyme. The crystal structure reveals the presence of bound FAD and NADPH, despite the absence of either ligand in the cystallization media. The presence of the FAD prosthetic group and the NADP(H) cofactor demonstrate that FrbG is the amine‐hydroxylase required in the production of the FR‐900098 phosphonate.  
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 Flavin‐containing monooxygenases (FMOs) and cytochromes P450 are highly efficient enzyme systems responsible for the addition of molecular oxygen to xenobiotics and drugs. FMOs oxygenate compounds containing soft nucleophiles such as a nitrogen and sulfur (Okuhara 1979; Okuhara 1980) or conduct the hydroxylation of nitrogens producing hydroxylamines, as evidenced in the metabolism of tyramine, amphetamine, and methamphetamine (Hemmi 1982). FMOs have a unique reaction mechanism where NADP(H) is utilized as an electron donor to reduce the FAD cofactor. Unlike other monooxygenases, FMOs do not require presence of the substrate for dioxygen reduction of the prosthetic FAD group. Instead, the enzyme reacts with molecular oxygen and the entire complex forms a C4α‐hydroperoxyflavin intermediate, which is now primed to function as either an oxygenase or N‐hydroxylase (Iguchi 1980).  In contrast to structures of other flavin‐dependent monooxygenases, the C4 of the NADP(H) nicotinamide and the N5 of the FAD isoalloxazine are in close proximity, corresponding to the first crystallographic observation of the conformation competent to facilitate hydride transfer.  Comparisons to earlier structures of FMOs, in which the nicotinamide and flavin are distally situated, highlight the structural reorganizations that likely occur following flavin reduction. I further demonstrate via modeling studies that displacement of the NADP(H) cofactor must occur to accommodate substrate binding.  These structural and biochemical data suggest that the substrate and NADP(H) cofactor 
   56 
of FrbG bind alternately to interact with the FAD(H) prosthetic group, revealing a novel mechanism for substrate specificity for this flavin monooxygenase.        
Materials and Methods 
3.8 Cloning, Expression, and Purification Full‐length FrbG was cloned into the pET28a(+) vector and transformed into E. 
coli BL21(DE3) competent cells. Transformed cells were cultured overnight at 37° C in Luria broth medium (BD Biosciences) with the appropriate antibiotic (0.05 mg/ml of kanamycin). The cultures were diluted 1:100 with the same medium and grown to an A600 ~ 0.8. Protein overexpression was induced with a final concentration of 1 mM isopropyl‐β‐D‐thiogalactoside and cultures were incubated at 18° C with agitation for 18 hours. After centrifugation at 4000 rpm for 30 minutes the supernatant was discarded and the pellet resuspended in 10 mM PBS (pH 8). Samples were lysed via the freeze/thaw and French Press (3000‐4000 psi) methods and centrifuged at 15000 rpm for 1 hour. The soluble fraction was collected and subjected to affinity chromatography with buffer containing 20 mM Tris (pH 8.0) and 500mM NaCl in the absence and presence of 250 mM Imidazole (pH 8). SDS‐Page gel electrophoresis was used to evaluate for the presence of FrbG in the collected fractions. Cleavage and removal of the 6xHistag from FrbG was performed by the addition of thrombin (1 unit/ml) and CaCl2 (1 mM) as the collected fractions dialyzed into 20 mM Tris (pH 8) and 100 mM KCl. The collected fractions were further purified by cation exchange and 
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size exclusion chromatography with buffer exchange into 20 mM HEPES (pH 7.5) and 100 mM KCl. Concentration using a 10‐kDa molecular mass limit centrifugal filter device (Millipore) resulted in a protein yield of ~45 mg/ml. Selenomethionine‐labeled protein was produced and purified in a similar manner with the exception of growth in minimal media and addition of amino acids and selenomethionine prior to induction.     
3.9 UV/Vis Absorbance Spectrum Analysis Using a standard UV/Vis spectrophotometer, yellow, purified FrbG (20 μM/ml) in solution was analyzed and compared with the standard spectra of the buffer, 20 mM HEPES (pH 7.5) and 100 mM KCl, within which FrbG was stored in.  
3.10 Crystallization Purified and concentrated (5‐10 mg/ml) full‐length FrbG was crystallized using the hanging drop vapor diffusion method. Crystals grew at 8°C in 3‐μl drops in 0.2 M KCl, 0.1 M magnesium acetate tetrahydrate, 0.05 M sodium cacodylate trihydrate (pH 6.5), and 10% (w/v) polyethylene glycol 8000 against a reservoir of the same composition. FrbG crystals took ~14‐30 days to form. Selenomethionine incorporated FrbG crystals were more reproducible than native FrbG crystals in the same crystallization condition. 
 
3.11 Structure Determination of Enzyme­FAD­NADP(H) Complex 
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FrbG native and selenomethionine crystals were cryoprotected with 1‐minute soaks at 4°C in mother liquor containing 30% glycerol and immediately flash frozen with liquid nitrogen. Native and selenomethionine‐incorporated amplitudes were collected, under standard cryogenic conditions, at a high‐flux insertion device synchrotron beam line (Argonne National Laboratories, sector 21D, F, G), to a limiting resolution of 1.6 Å.  
3.12 Sequence and Structural Comparisons A preliminary search for sequence and structural homology was performed using Basic Local Alignment Search Tool (BLAST) on the National Center for Biotechnology Information (NCBI) Web server (Cicchillo 2009) and the Research Collaboratory for Structural Bioinformatics (RCSB) Protein Data Bank (Johannes 2009). The DALI server (Holm 2008) was used to observe protein fold similarity between FrbG and other known structures.  
Results and Discussion 
3.13 Overall structure of FrbG bound to NADP(H) and FAD Initial crystallographic phases were determined by single wavelength anomalous diffraction data collected from crystals of FrbG (Figure 3.6) grown from selenomethionine labeled protein.  Relevant data collection and refinement statistics are given in Table 1.  Of the 438 residues in the polypeptide chain, all but seven amino acids in the carboxy‐terminal are resolved in the 1.6 Å resolution crystal structure (Figure 3.7 and 3.8).  Despite the fact that no 
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exogenous ligands were added to the crystallization buffers, clear electron density can be observed for both NADP(H) and FAD in both experimental electron density maps and difference maps calculated with phases from the final refined model (Figure 3.9 and Figure 3.10).  In the crystal, there is one protein‐ NADP(H)‐FAD complex per asymmetric unit, consistent with the monomeric state observed for the enzyme in solution. The structure has been refined to a final free R factor of 22.1% (see Table 1 for relevant crystallographic statistics).  FrbG is composed of two structural domains. Residues 167 – 340 form a small structural domain and residues 1 – 166 along with 341 ‐ 430 form a larger single domain (Figure 3.11).  The two domains are situated close to one another such that in the surface model representation (Figure 3.12 A. and B.) (Dolinsky 2004), nestled within the core of the protein is a single channel that extends from one domain to the other. The region where the prosthetic group, FAD, and NADP(H) interact (henceforth called the interaction domain) is located at the interface of the larger and smaller domains (Figure 3.12 C. and D.).     The larger (FAD binding) domain consists of an open twisted, four‐stranded parallel β‐sheet flanked by a five‐stranded anti‐parallel β‐sheet on one side and eight α‐helices on the other. The smaller (NADP(H)/ substrate binding) domain consist of an open twisted, five‐stranded parallel β‐sheet flanked by four α helices on one side and two α helices on the other. The C‐terminus of the polypeptide chain (residues 343‐430) that forms the remainder of the larger 
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domain is a random coil configuration with some minor secondary elements (β16 and α17). This random coil configuration has a loop that extends toward the smaller domain’s own random coil configuration (residues 249 – 291 with α13 and α14). The carboxy ends of the parallel β‐sheets of the two domains are oriented toward each other. This structure contains two β‐sheet, α‐helix, β‐sheet (β‐α‐β) motifs that are known to contain mononucleotide binding sequences (Figure 3.13). The first motif found in the larger domain and formed by β2, α1, α2, and β3 has the nucleotide binding sequence, GGGPAG (GXGXXG), which stabilizes binding of the adenosine diphosphate portion of FAD. The second β‐α‐β motif containing a nucleotide binding sequence GGAHSA, is found in the smaller domain and is formed by β11, α12, and β12. This second β‐α‐β motif stabilizes the adenosine diphosphate portion of NADP(H).  
3.14 Interactions between FrbG and FAD Nestled within the interior of FrbG is a single channel that travels from the larger domain to the smaller domain. FAD is situated exclusively in the region of the channel formed by the larger domain. The nucleotide‐binding motif GGGPAG forms the loop connecting the carboxy end of strand β2 to helix α1. The glycine‐rich region of the motif positions the central part of FAD close to the protein framework. The amino end of helix α1, specifically the nitrogen of Ala‐14, makes a hydrogen bond with the pyrophosphate group O1P of FAD (Table 2). Thirty amino acids from the glycine‐rich region, each side chain oxygen atom of Glu‐40 hydrogen bonds to either the 2’‐OH or the 3’‐OH of the adenosine ribose. The 
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adenine nucleotide itself is stabilized by hydrogen bonding contacts to the main chain nitrogen atoms of Ala‐41 and Val‐131 and the carbonyl oxygen of Val‐131. The prosthetic group is well solvated in the channel (Figure 3.14a). A possibly well‐localized water molecule further anchors the flavin pyrophosphate group to the GGGPAG motif. This bound water molecule hydrogen bonds with the nitrogen atoms of Gly‐12 and Gly‐15, the carbonyl oxygen of Gly‐10, and O1P of the flavin phosphate (Table 2 and 4 and Figure 3.14B). An oxygen atom of the ribitol group along with an oxygen atom and several nitrogen atoms from the isoalloxazine ring of the flavin nucleotide interact with the large domain via solvent molecules. In the enzyme‐FAD‐NADP(H) complex, the isoalloxazine ring of FAD is stacked with the nicotinamide of NADP(H). The oxygen atoms, O2 and O4, of the isoalloxazine ring form hydrogen bonds with the main chain nitrogens of Val‐412 and Asn‐58, respectively. Although the flavin nucleotide extends toward the interaction domain to engage in stacking interactions with the nicotinamide, the prosthetic group remains predominantly enclosed in the larger domain of FrbG surrounded by a network of solvent molecules.     
3.15 Interactions between FrbG and NADP(H) Located within the smaller domain’s single channel of the enzyme‐FAD‐NADP(H) ternary complex is NADP(H). The NADP(H) cofactor binds closely to the second nucleotide‐binding motif, GGAHSA, with the nitrogen atoms of Gly‐219 hydrogen bonding to the 3’‐OH of ribose of the adenosine group as the main chain nitrogens of His‐221 and Ser‐222 anchor the nicotinamide pyrophosphates via 
   62 
hydrogen bonding. This glycine‐rich region, that shares a similar structural homology to the FAD nucleotide‐binding motif, forms the short loop connecting the carboxy end of strand β11 to helix α12. Thirty‐two amino acids away from this glycine‐rich region a side chain nitrogen of residue Arg‐250 hydrogen bonds to the phosphate present on the second carbon of the adenosine ribose of NADP(H). The remaining side chain nitrogens of this base engage in stacking interactions with the adenine nucleotide of NADP(H).  In addition, numerous solvent molecules are bound within the channel and may possibly make hydrogen bonding contacts with the protein as well as the cofactor. Solvent molecules along with the side chain oxygen of Asp‐410 stabilize the nicotinamide ribose as the nicotinamide group extends toward the interaction domain to stack with the isoalloxazine ring of the flavin moiety of FAD. The nitrogen atoms of the nicotinamide sugar moiety, NN1 and NN7, hydrogen bonds with NO1 of His‐221 and the main chain oxygen of Asp‐410, respectively. According to the electrostatic potential surface model (Figure 3.12B), similar to FAD, NADP(H) is bound at the carboxy edge of the central parallel β‐sheet and is enveloped predominantly by the smaller domain of FrbG. Additional examination of the surface model indicates that NADP(H) is not as strongly embedded within FrbG as FAD since both its adenine nucleotide and pyrophosphates are exposed to the solvent whereas FAD’s adenine group is deeply embedded within FrbG.  
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3.16 Interaction of nicotinamide group of NADP(H) with isoalloaxine ring 
of FAD Within the interaction domain, the nitrogen atoms of Asn‐58, Val‐412, and His‐221 along with the oxygen atom of Asp‐410 engage in hydrogen bonding interactions to stabilize and coordinate the stacking of the nicotinamide ring of NADP(H) with the isoalloxazine ring of FAD (Figure 3.15A). The carbon atom C4 of NADP(H) and the nitrogen atom N5 of FAD are involved in a hydride transfer in most oxidation‐reduction reactions that utilize these two cofactors. The C4 of NADP(H) and N5 of FAD in my structure model are at a distance of 3.74 Å from one another (Table 5 and Figure 3.15A). The numerous solvent molecules within the interaction domain further assist in the stabilization and coordination of the two rings via hydrogen bonding with NADP(H), FAD, and neighboring FrbG amino acid residues (Figure 3.15).  
 
3.17 Functions of FAD and NADP(H)­dependent enzymes When I first received this project initial sequence comparison of full‐length FrbG  primary structure via BLAST resulted in weak sequence homology (15% sequence overlap) to the small subunit of a putative glutamate synthase isolated from the marine dinoflagellate Oceanicaulis sp. strain HTCC2633(Figure 3.16) (Oh 2011; Suzuki 2005). Consequently, FrbG’s function in the production of FR‐900098 was unknown. Purification of FrbG in the absence of exogenous compounds results in a bright yellow solution (Figure 3.17a) . UV spectrum analysis of the purified protein in solution produces an absorbance spectrum 
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characteristic of a flavin‐containing molecule (Figure 3.17b).  Proteins that have flavin as a prosthetic group and utilize NADP(H) as a hydride donor are known to oxygenate drugs and xenobiotics containing soft‐nucleophiles such as a nitrogen or a sulfur (Nikaido 2009) or conduct hydroxylation of nitrogens producing hydroxylamines (Jana 2006). The production of hydroxylamines by flavin‐containing monoxygenases (FMOs) is evident in the metabolism of tyramine, amphetamine, and methamphetamine (Jana 2006).   
3.18 FrbG does not contain the stereotypical FMO motifs Although little is known about the biosynthetic pathways of phosphonates, the initial steps of all phosphonate biosynthetic pathways share a distinct commonality and that is the utilization of the enzyme phosphoenolpyruvate (PEP) mutase in the conversion of PEP to phosphonopyruvate (PnPy) (Figure 3.5). Since the equilibrium of this reaction favors PEP, in order to make the overall reaction favorable a second enzyme is used to remove PnPy (Nair 2011). Often the second enzyme in phosphonate synthesis pathways is PnPy decarboxylase. PnPy decarboxylase transforms PnPy to phosphonoacetaldehyde (PnAA) while releasing CO2 as a product in an irreversible reaction. The genetic sequence for FrbG is found in the biosynthetic gene cluster for the antibiotic FR‐900098 (Figure 3.18). According to what is known about the initial steps in the production of phosphonic acids such as FR‐900098, PEP, PnPy, and PnAA are intermediates in the production of this antibiotic.  From our crystallographic data it is evident that FrbG possesses the classic Rossman fold 
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dinucleotide‐binding motif (DBM) with the GXGXXG (Barry 1988) and modified GGAHSA motifs that bind the ADP moiety of FAD and NADP(H), respectively. It is known that enzymes like FMOs that utilize NADP(H) as an electron donor and FAD as an electron carrier function as either an oxygenase or an N‐hydroxylase. The intermediate steps following the formation of PnAA to FR‐900098 necessitate an N‐hydroxylating step. Although FrbG is lacking in the motifs common to FMOs such as the FATGY motif that is retained in N‐hydroxylating siderphore enzymes from bacteria and fungi and the FXGXXXHXXXY fingerprint that occurs just before the NAD(P)H‐binding GXGXX(G/A) motif (Nikaido 2009), it is possible that FrbG represents a novel oxygenating or N‐hydroxylating enzyme that is involved in the production of the phosphonic acid FR‐900098.   
3.19 Structural Comparisons A DALI structure‐based comparison against the Protein Data Bank (Holm 2008) using the intact structure of FrbG identifies very few structural homologs. This is likely the consequence of structural rearrangements between the two domains that distinguish FrbG from other canonical FMOs that have been structurally characterized. For example, bioinformatics analysis using each of the isolated domains identifies the FAD‐binding domain of the thioredoxin reductase (TrxR) from Helicobacter pylori  (17% sequence identity, PDB code 2q0k) (Gustafsson 2007), Deinococcus radiodurans (18% sequence identity, PDB code 2q7v), 
Thermoplasma acidophilum (14% sequence identity, PDB code 3cty), and ferroedoxin‐NADP(H) reductase from Chlorobaculum tepidum (13% sequence 
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identity, PDB code 3abl) as structural homologs of the larger FAD‐binding domain. Reductase is a name given to several members of the class of enzymes called oxidoreductases that catalyze removal of hydrogen atoms and associated e‐  from their substrates for transference onto O2.  Further analysis of FrbG’s smaller domain identifies structural homology for the NADP(H)‐binding domains of the FMO from Schizosaccharomyces pombe  (19% sequence identity, PDB code 2gv8), Methylophaga sp. SK1 (15% sequence identity, PDB code 2vq7), 
Rhodococcus sp. hi‐31 (14% sequence identity, PDB code 3gwd), and 
Thermobifida fusca (12% sequence identity, PDB code 1W4X). Although the overall fold of FrbG shows weak homology to those of other FMOs, the structure is topologically distinct and characterized by insertions of novel secondary structural elements (Figures 3.19A and B) (Holm 2010).  Thioredoxin reductase (TrxR) is a member of the pyridine nucleotide‐disulfide oxidoreductase family that catalyze electron transfer from NAD(P)H via a flavin to reduce disulfide bonds in disulfide‐containing substrates (Metcalf 2010). The FAD‐binding domain of TrxR has the same fold as that of FrbG with a large central open‐twisted parallel β‐sheet, an antiparallel β meander region that packs against the central sheet and a group of α‐helices that flank the other side of the parallel sheet (Figures 3.20 and 3.21) (Gustafsson 2007). The active site of the domain occurs at the C‐terminus of the central sheet with the adenine nucleotide of FAD stabilized by the GXGXXG motif. The active site cysteine residues of TrxR are located near the flavin nucleotide at the region where the two domains interact.  
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Similar to FrbG, the FAD cofactor is tightly but noncovalently bound to  H. 
pylori TrxR with hydrogen bonding contacts conducted mostly by main chain atoms. The adenine, ribose, and flavin groups of FrbG and TxrR are stabilized by residues identical or having similar chemical properties (Table 2 and Table 6).  The hydroxyl O atoms of the adenosine ribose for FrbG, AO2* and AO3*, and that of TrxR, AO2* and AO3*, form hydrogen bonds with the carboxyl group of GLU40 and GLU32, respectively.  This feature has been found in many nucleotide‐binding proteins (Gustafsson 2007).  The O atoms of the diphosphate group of FAD form a hydrogen bond to the side chain of the conserved residue GLN39 in TrxR. This conserved residue is replaced by SER49 in FrbG. With the exception of hydrogen bonding of FAD to these residues, the diphosphate moieties interact exclusively with main‐chain N atoms in both structures (Table 2 and Table 6). This conserved attribute of the FAD‐binding site found in most FAD‐containing enzymes suggest that shape complementarity may be an important determinant in recognition and binding. With the absence of positively charged residues in the immediate vicinity of the diphosphate group, the negative charge in the FAD‐binding site is compensated through the dipole of helix α1 and two hydrogen bonds to main‐chain N atoms for both FrbG and H. pylori TrxR. In FrbG, as well as in H. pylori TrxR, several water molecules participate in a hydrogen‐bond network that tethers the diphosphate group to the protein.  Two protein atoms, backbone N of VAL412 and ASN58 in FrbG and main‐chain N of VAL290 along with side‐chain O of ASN48 of H. pylori TrxR make direct hydrogen bonds with two atoms of the isoalloxazine ring, O2 and O4 in 
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FrbG and O2 and N3 in H. pylori TrxR (Table 2 and 6) The O2 atom of FAD in both structures engage in hydrogen bonding with the main‐chain N atom of the N‐terminal residue of helix α19 of FrbG and helix α7 of H. pylori TrxR. This conserved interaction in other flavoenzymes is assumed to stabilize the negative charge at the O2 atom during catalysis (Figure 3.22 A and B) (Hol 1978). Unlike the binding of NADP(H) to FrbG, NAD(P)H is not enveloped by TrxR, but is instead bound in a groove formed by the NAD(P)H‐binding domain and is exposed to solvent. In addition, a large cleft filled with solvent molecules separate the FAD‐binding domain from the NAD(P)H‐binding domain of TrxR (Gustafsson 2007).  It is proposed that the NAD(P)H‐binding domain of TrxR undergoes a large rotation to bring the nicotinamide ring in close proximity to the isoalloxazine ring (Metcalf 2010) whereas the structure of FrbG and its two domains appear more rigid.   Analogous to FrbG’s NADP(H)‐binding domain, the NADP(H)‐binding domain of FMO from Schizosaccharomyces pombe has a central parallel β sheet and a GGASSA nucleotide binding motif which stabilizes the adenine group of NADP(H). Also similar to FrbG, the two domains of the flavin monooxgenase are non‐flexible. However, unlike FrbG, but more comparable to TrxR, NADP(H) binds in a shallow groove on the surface of FMO. Once NADP(H) diffuses from FrbG to be regenerated as NADPH, FMO’s substrate occupies this same shallow groove for subsequent substrate oxygenation (Gold 1996). Because of the rigidity of our FrbG‐NADP(H)‐FAD complex we propose that the substrate and cofactor also occupy overlapping binding sites by stacking on the isoalloxazine 
   69 
ring of FAD. The alternate binding of substrate and cofactor enables FrbG to continually conduct catalysis.    The structural studies of FMO from S. pombe identified an Asn‐91 residue located near the isoalloxazine ring of FAD that is believed to be directly involved in the catalytic mechanism (Gold 1996). This Asn‐91 residue is thought to be crucial in supplying molecular oxygen to the isoalloxazine ring to form the FADOOH intermediate. FrbG has Asn‐58 that is located in the same region near the isoalloxazine ring as that of Asn‐91 of FMO. Our refinement showed that ND2 of Asn‐58 is 2.93 Å from a water molecule. This same water molecule is 3.8 and 2.84 Å from C4a and N5 of FAD, respectively. Initial refinement in the FMO study had identified a water molecule in a comparable location that was later modeled with a dioxygen molecule (Gold 1996). Dioxygen molecules near enzyme active sites have been observed with naphthalene dioxygenase and cytochromes P450 as well (33,34). Therefore, it is possible that Asn‐58 of FrbG also hydrogen bonds to molecular oxygen and is essential in the formation of the C4a peroxyflavin intermediate.      
3.20 FrbG substrate specificity Substrate specificity for FrbG may be conferred by the substrate requirement of a soft‐nucleophile (in this case nitrogen for FR‐900098) and the charge of its substrate so as not to be repelled by the basic environment of the channel within which NADP(H) occupies (Figure 7b). The enclosed environment of the 
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NADPH/substrate binding site of FrbG also contributes to substrate specificity in that the substrate must be of the appropriate length to access the C4a flavin intermediate within the channel for completion of catalysis to occur.     
3.21 Mechanism of FrbG activity FMOs whose activites are similar to cytochrome p450 (CYP), are enzymes that use NADPH to reduce 1 atom of molecular oxygen to water, while the other atom is used to oxidize the substrate. The mechanism by which FMOs carry out their activity is well established (Figure 3.24) (Nikaido 2009; Gold 1996). As a major electron carrier in oxidation‐reduction reactions, the isoalloxazine ring of FAD is first reduced to FADH2 via a hydride transfer from NADPH. The reduced flavin subsequently reacts with molecular oxygen to form a stable C4a peroxyflavin intermediate, FADOOH (Koul 2011). This peroxyflavin intermediate has been shown to be stable for minutes to hours at 4°C and has been spectrally observed (Yignaroli 2011; Quinn 2007; Hildebrand 1989; Fields 1999). Once a substrate with a nucleophilic atom, either N or S, is in close proximity to the peroxyflavin intermediate, the nucleophilic attack conducted by the substrate will result in the oxygenation or hydroxylation of the substrate by 1 atom of molecular oxygen whereas the other atom is released as water during the reaction (Nikaido 2009).   Our FrbG‐FAD‐NADP(H) complex structure reveals close stacking of the nicotinamide ring with the isoalloxazine ring. Atom N1 and N3 of the flavin base are directly aligned and 3.56 and 3.67 Å from N7 and O7 of the nicotinamide 
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base suggesting hydrogen bonding interactions. With atom C4 of the nicotinamide base 3.74 Å from N5 of the isoalloxazine ring, we propose that the hydride transfer occurs between these two atoms. It has been suggested for a FAD and NADPH‐dependent FMO that in the enzyme‐FAD‐NADPH complex, the flavin group is reduced (FADH2) and the nicotinamide group is protonated (NADP+) (Gold 1996). We propose that in the bacterial cell FrbG exists bound to FADH2 and NADP(H) and is poised to react with molecular oxygen.  The position of Asn‐58 near the isoalloxazine ring in FrbG is indicative of it having the same function as Asn‐91 of the FMO from S. pombe. This same residue engages in hydrogen bonding interactions with a water molecule near C4a of the flavin ring that is also similarly placed as a dioxygen molecule in the FMO study (Figure 3.25). The positioning and hydrogen bonding interactions of Asn‐58 and this water molecule suggests that Asn‐58 serves the essential function of providing molecular oxygen to the reduced flavin group for the formation of the C4a‐hydroperoxyflavin intermediate. Our crystallographic studies did not show molecular oxygen bound to the flavin ring. However, dioxygen acceptance may only occur in the presence of a substrate as it did with FMO from S. pombe (Gold 1996). When NADP+ is exchanged for a precursor of FR‐900098 containing nitrogen and is of the appropriate charge and length to be able to access the channel of FrbG’s NADP(H)‐binding domain, the molecular oxygen binds to C4a of the isoalloxazine ring. The C4a‐hydroperoxyflavin intermediate that forms could then rapidly transfer the bound molecular oxygen 
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to the substrate. Once the substrate is N‐hydroxylated, a water molecule is released and FADH2 is oxidized to FAD in preparation for another catalytic cycle.   
 
Conclusion Our structural study of FrbG is the first crystallographic study of an enzyme involved in the latter steps of the production of a phosphonic acid, specifically FR‐900098. We have revealed that the synthesis of a phosphonate intermediate involves a bi‐domain protein whose topology exhibit classic as well as variant elements of the dinucleotide‐binding motifs. These nucleotide binding motifs anchor the prosthetic group (FADH2) and stabilize the cofactor (NADP(H)) required for catalysis. The utilization of FAD and NADP(H) along with the role of Asn‐58 and the downstream N‐hydroxylating step in the biosynthetic pathway of FR‐900098 suggests that FrbG functions in a similar manner to known flavin monooxygenases. However, the absence of identifying motifs found in all known FMOs indicates that FrbG is a novel flavin‐dependent N‐hydroxylating enzyme. Additional biochemical studies must be conducted to support our identification of FrbG’s role.  Although our current structural study suggest that the substrate and cofactor of FrbG bind alternately to interact with the prosthetic group, further structural studies of FrbG in complex with its natural substrate is necessary to confirm our hypothesis. The crystal structure of the FrbG‐FAD‐substrate complex will clarify and confirm the true mechanism of action for this new 
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enzyme and provide further insight into FrbG’s substrate specificity. This knowledge will add to what little is known about the biosynthesis of phosphonates and assist in our efforts of increasing the efficiency, improving the efficacy, and enhancing the production of FR‐900098, an antibiotic that has been clinically proven to be effective against malaria. The basis of this work has the potential of expanding the spectrum of FR‐900098’s and its derivative’s effectiveness beyond parasitic and bacterial infections to encompass viral as well as cancerous diseases.        
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Figure 3.1— Several naturally occurring phosphonates. 
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Figure 3.2—  Structural similarity between the phosphonate/phosphinate natural products and the substrates of the enzymes they target shown directly below them.  
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Figure 3.3— (A) Bisphosphonates alendronate and risedronate. (B) Glyphosate (phosphonomethylglycine) and Foscarnet (phosphonoformate). 
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Figure 3.4— Synthesis of isopentenyl phosphate via the mevalonate (A) and DOXP (B) pathways. Both pathways exist in plants. Only the mevalonate pathway is utilized in mammals for the production of the precursor of isoprenoids. The DOXP pathway is used in green algae, some bacteria, and parasites such as P. falciparum. Both FR‐900098 and fosmidomycin inhibit 1‐deoxy‐o‐xylulose 5‐phosphate (DOXP) reductoisomerase (red), the second committed enzyme of the isoprenoid biosynthesis pathway used by P. falciparum for synthesis of cholesterol and other essential biological molecules. 
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Figure 3.5— Phosphoenolpyruvate (PEP) mutase is the enzyme that catalyzes the first phosphorus‐carbon bond‐forming step in the production of all compounds in nature containing either phosphonates or phosphinates. 
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 (A)  
 (B)   
Figure 3.6 –  (A) Selenomethionine incorporated FrbG crystals grown at 8°C in 0.2M KCl, 0.1 M Mg acetate tetrahydrate, 0.05M Sodium cacodylatetrihydrate pH 6.5, 10% (w/v) glycerol. (B) One slice of the diffraction pattern of selenomethionine incorporated FrbG crystals.  
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1    MTHYATVICGGGPAGVSAVVAAAVQGRLEEFLDRGVLLVEATGRAGSGSIPHYGIRANSL  
60 
 
  
 
61   GSAFLECLDGPAGSGLLAGLADSAEARELRGWADEYPPLPVVGAFLTLVGERVVDALRRH  
120  
 
 
 
121  PRCDALLGHRVVEVRTGPERATVLLSGPDGELSHTGDRVLLTMGGRERTELAPDALAALV  
180 
 
 
 
181  ERRPGLRVLSSGEVITDPSWHPDAASPHRALGSIAVLGGAHSAWAVAAHLARLARAGWFA  
240 
 
 
 
241  GPVEVTVVERRLPPIFYFSAAEARAEGYRWDEADVCGPSGRVHRFGGLRGPARELARQVM  
300 
 
 
 
301  GLAAEKAPDGFGQVVLDGPWTAEALEAAVGDADLVITALGYDARLPRLLGADGRELELAR  
360  
 
 
 
361  PRGAVDTGRDGLPGLAAGGRAERLVMYGLGAGLVPSEETGGEPGYRGRLDGVWVYQHDIG  
420 
 
 
 
421  AVILRALLANDRTEDGR  437    
Figure 3.7— Amino acid sequence of FrbG. 
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Figure 3.8—  Overall structure of FrbG. NADP(H) binding domain is colored gold and the FAD binding domain is colored green.  
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Figure 3.9— Overall structure of FrbG with NADP(H) (gray) and FAD (magenta).     
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 A. 
 B.  
Figure 3.10— Electron density maps calculated using Fourier coefficients Fobs‐Fcalc with phases derived from the refined 1.6 Å resolution structure of FrbG: (A) calculated with the coordinates for NADP(H) and (B) with the coordinates for FAD omitted prior to one round of crystallographic refinement. Each map is contoured at 3σ (blue mesh) and 8σ (red mesh) and the final refined coordinates for each ligand are superimposed. 
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Figure 3.11— FrbG primary structure aligned with secondary structure. Arrows are beta sheets and cylinders are alpha helices. 
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Figure 3.12 (A)—  FAD within the single channel.  Electrostatic potential surface model representation of FrbG where a single channel extends from the smaller NADP(H) binding domain to the larger FAD binding domain. Blue regions are basic whereas red regions are acidic. Images generated in PyMOL utilizing PQR and APBS files from http://kryptonite.nbcr.net/pdb2pqr/. 
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Figure 3.12(B)— NADP(H) within the single channel.  Electrostatic potential surface model representation of FrbG where a single channel extends from the smaller NADP(H) binding domain to the larger FAD binding domain. Blue regions are basic whereas red regions are acidic. Images generated in PyMOL utilizing PQR and APBS files from http://kryptonite.nbcr.net/pdb2pqr/.  
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Figure 3.12(C)— Interaction domain. Electrostatic potential surface model representation of FrbG where a single channel extends from the smaller NADP(H) binding domain to the larger FAD binding domain. Blue regions are basic whereas red regions are acidic. Images generated in PyMOL utilizing PQR and APBS files from http://kryptonite.nbcr.net/pdb2pqr/.
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Figure 3.12 (D)— Interaction domain magnified. Electrostatic potential surface model representation of FrbG where a single channel extends from the smaller NADP(H) binding domain to the larger FAD binding domain. Blue regions are basic whereas red regions are acidic. Images generated in PyMOL utilizing PQR and APBS files from http://kryptonite.nbcr.net/pdb2pqr/.
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 (A) 
 (B) 
   
Figure 3.13—The β ‐α‐β mononucleotide‐binding motif  (GXGXXG) that is found in the NADP(H) (A) as well as the FAD (B) binding domain of FrbG. The cofactor and prosthetic group are located at the carboxy ends of the parallel β‐sheets in each domain.  
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Figure 3.14(A) –  The β ‐α‐β mononucleotide‐binding motif  (GXGXXG, color limon) of FrbG with FAD.   (A) Shows the solvation of FAD within the channel with solvent molecules (cyan spheres) mediating protein contacts.                
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Figure 3.14(B) –  Possibly bound water molecule hydrogen bonding with nitrogen atoms of GLY12, GLY15, carbonyl oxygen of GLY10, and oxygen of flavin phosphate. 
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Figure 3.14(C)— The β ‐α‐β mononucleotide‐binding motif  GGAHSA (GXGXXG, color limon) of FrbG with NADP(H) and solvent molecules within hydrogen bonding distance.  
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Figure 3.15A— Within the interaction domain, the nitrogen atoms of Asn‐58, Val‐412, and His‐221 along with the oxygen atom of Asp‐410 engage in hydrogen bonding interactions to stabilize and coordinate the stacking of the nicotinamide ring of NADP(H) with the isoalloxazine ring of FAD. 
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Figure 3.15B— Numerous solvant molecules within the interaction domain assist in the stabilization and coordination of the two rings via hydrogen bonding with NADP(H), FAD, and neighboring FrbG amino acid residues.    
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S. rubellomurines FrbG            ---------------MTHYATVICGGGPAGVSAVVAAAVQGRLEEFLDRG 
glutamate synthase [HTCC2633]     MQQECPGQERPQDAADKHEETAVLKFTSTDQRYPDKRSADERRADFNEIY 
                                            .*  *.:    .:.       :.: *  :* :    
 
S. rubellomurines FrbG            VLLVEATGRAGSGSIPHYGIRANSLGS----AFLECLDGPAGSGLLAGLA 
glutamate synthase [HTCC2633]     APFSLEQGEAQAERCSQCGVPFCQSGCPLHNDIPDWLMLVAEGRLEEAYE  
                                  . :    *.* :   .: *:   . *.     : : *   * . *  .   
 
S. rubellomurines FrbG            DSAEARELRGWADEYPPLPVVGAFLTLVGER--------VVDALRRHPRC  
glutamate synthase [HTCC2633]     RSSATSAMPEICGRICPQDRLCEGACVIEQSGHGAVTIGSVETFITETAW  
                                   *: :  :   ...  *   :     :: :          *:::  ..  
 
S. rubellomurines FrbG            DALLGHRVVEVRTGPERATVLLSGPDGE-----LSHTGDRVLLTMGGRER  
glutamate synthase [HTCC2633]     KNGWVKPIRPVRKTGLSVGIVGSGPAGLSAAERLAQHGHDVTIYERQDRA  
                                  .    : :  **.    . :: *** *      *:: *. * :     .   
 
S. rubellomurines FrbG            TELAPDALA------ALVERRP------GLRVLSSGEVITDPSWHP----  
glutamate synthase [HTCC2633]     GGLLIYGIPNFKLDKSVVERRTKRLEEGGVVFKLNFEVGKDATLEQLRER  
                                    *   .:.      ::****.      *: .  . ** .*.: .      
 
S. rubellomurines FrbG            -----DAASPHRALGSIAVLGGAHSAWAVAAHLARLARAGWFAGPVEVTV   
glutamate synthase [HTCC2633]     HDAVFVGAGAYAARALTCPGGGGRGLVAALDYLTASNKAGFGEEAESGGR  
                                        .*..: * .  .  **.:.  *.  :*:   :**:   . .   
 
S. rubellomurines FrbG            VERRLPPIFYFS---------------AAEARAEGYRWDEADVCGPSGRV 
glutamate synthase [HTCC2633]     LNAKGKRVLVIGGGDTAMDCVRTAIRQGADSVACLYRRDRTNMPGSAREV 
                                  :: :   :: :.               .*:: *  ** *.::: *.: .* 
 
S. rubellomurines FrbG            HR-------FGGLRGPARELARQVMGLAAEKAPDGFGQVVLDGPWTAEAL 
glutamate synthase [HTCC2633      VHAEEEGAMFDWLSAPAAILGDAETATGVRIQKMTLGAPDASGRRRPVAM 
                                   :       *. * .**  *.    . ...     :*    .*   . *: 
 
S. rubellomurines FrbG            EAAVG--DADLVITALGYDAR-LPRLLGADGRELELARPRGAVDTGRDGL 
glutamate synthase [HTCC2633]     PGQEEDRNADMVIAALGFEPENFPESLGAQGLELNPRGAIRVSERCRTAL 
                                   .     :**:**:***::.. :*. ***:* **:   .  . :  * .* 
 
S. rubellomurines FrbG            PGLAAGGRAER---LVMYGLGAGLVPSEETGGEPGYRGRLDGVWVYQHDI 
glutamate synthase [HTCC2633]     PGVYAGGDAVRGASLVVWAVRDGLDAAETIHADLMARAKTAQTQPIAEPA  
                                  **: *** * *   **::.:  ** .:*   .:   *.:   .    . 
 
S. rubellomurines FrbG            GAVILRALLANDRTEDGR  
glutamate synthase [HTCC2633]     E-----------------  
  
Figure 3.16— Sequence alignment of Frbg from S. rubellomurines and glutamate synthase from Oceanicaulis sp. strain HTCC2633. BLAST indicates 15% of FrbG (473 amino acids (aa)) overlaps with glutamate synthase (503 aa). Glutamate synthase utilizes ferrodoxin or NAD(P)H as electron donors to transfer the amide‐nitrogen of L‐glutamine to 2‐oxoglutarate (Suzuki 2005). The alignment was performed with CLUSTAL W (1.81) in Biology WorkBench (http://workbench.sdsc.edu).  (*) fully conserved residue; (:) conservation of strong groups; (.) conservation of weak groups 
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Figure 3.17A— Purified FrbG in the absence of exogenous compounds appears bright yellow in solution.                      
Figure 3.17B— Purified FrbG (20µM) in solution reveals an absorbance spectra characteristic of a flavin‐containing molecule.  
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Figure 3.18— The genetic sequence for FrbG is found in the biosynthetic gene cluster for the antibiotic FR‐900098  
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Figure 3.19(A)— Structural alignment of FrbG’s FAD‐binding domain (residues 1‐167 amd 341‐430) with structural homologs from bioinformatics analysis. Alignment produced via DaliLite (Holm 2010).   2q0k – thioredoxin reductase from H. Pylori, 2q7v – thioredoxin reductase from Deinococcus Radiodurans, 3cty – thioredoxin reductase from Thermoplasma acidophilum, 3abl – ferredoxin‐NADP(H) reductase from Chlorobaculum tepidum.  H – helix, E – sheets, L – coil. 
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Figure 3.19B— Structural alignment of FrbG’s NADP(H)‐binding domain (residues 168‐340) with structural homologs from bioinformatics analysis. Alignment produced via DaliLite (Hom 2010). 2vq7 – Flavin containing monooxygenase from Methylphaga sp. strain SK1, 2qv8 – Flavin containing monooxygenase from Schizosaccharomyces pombe, 3gwd – Cyclohexanone monooxygenase from Rhodococcus sp. hi­31, 1w4x – Phenylacetone monooxygenase from Thermobifida fusca. 
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Figure 3.20— Overall structure of Thioredoxin reductase (TrxR). The FAD –binding domain is composed of residues resi 1‐114 and 238‐307 (pink) and the NADP(H)‐binding domain is composed of residues 115‐238 (aquamarine). The redox active disulfide residues, Cys 133 and 136 (yellow), are located near the flavin nucleotide interaction domain. Unlike, FrbG’s NADP(H) that is bound in a deep channel, NADP(H) of TrxR is bound in a shallow groove. The distance between C4 of nicotinamide NADP(H) and N5 of isoalloxazine ring is 18.51 Å. 
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Therefore, it is believed that a large rotation is necessary for completion of the catalytic cycle.  
  
Figure 3.21— FrbG (top) and Thioredoxin reductase (TrxR) (bottom). 
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  Figure 3.22— Asn58 (yellow) and Val412 (orange) of FrbG. 
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Figure 3.23— Asn48 (yellow) and Val290 (orange) of Thioredoxin reductase (TrxR). 
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Figure 3.24— Proposed catalytic mechanism of FrbG. The isoalloxazine ring of FAD is first reduced to FADH2 via a hydride transfer from NADPH. The reduced flavin subsequently reacts with molecular oxygen to form a stable C4α‐hydroperoxyflavin intermediate, FADOOH. Once a substrate, precursor for FR‐900098 (N‐acetyl‐3‐aminopropyl‐phosphonate‐CMP), is in close proximity to the hydroperoxyflavin intermediate, the nucleophilic attack conducted by the substrate will result in the hydroxylation of the precursor for FR‐900098‐CMP 
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by 1 atom of molecular oxygen and the other atom is released as water during the reaction.
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Figure 3.25— The positioning and hydrogen bonding interactions of Asn‐58 and the proposed water molecule (*) suggests that Asn‐58 may serve the essential function of providing molecular oxygen to the reduced flavin group for the formation of the C4a‐hydroperoxyflavin intermediate.  
  107 
 
Scheme 1— The known biosynthetic pathways for 2‐aminoethylphosphonate (AEP), fosfomycin, and phosphinothricin tripeptide (PTT) share a common second step involving an irreversible thiamine pyrophosphate‐dependent decarboxylation of phosphonopyruvate (PnPy) to form phosphonoacetylaldehyde (PnAA). SAM and Me‐Cbl are the proposed origins of the methyl group in HPP. Abbreviations: Fom1, PEP mutase; Fom2, PnPy decarboxylase;FomC, PnAA reductase;Fom3, HEP C‐methyltransferase;Fom4, HPP epoxidase; Me‐Cbl, methylcobalamine;SAM, S­adenosylmethionine.
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Table 3.1 Data collection, phasing and refinement statistics 
  Hi‐resolution  SeMet FrbG 
Data collection     Space group  C2  C2 Unit cell dimensions       
a, b, c (Å) 121.3, 64.7, 69.2   121.3, 64.6, 69.1 
    α, β, γ  (°)  90.0, 124.7, 90.0   90.0, 124.8, 90.0 Resolution (Å)  50‐1.6 (1.66‐1.6)1  50‐1.8 (1.86‐1.8)1 Rsym (%)2  5.8 (27.1)  6.9 (20.6) I / σ(I)  42.1 (4.8)  37.6 (8.5) Completeness (%)  97.2 (88.4)  97.7 (96.3) Redundancy  7.5 (5.9)  5.9 (5.6) |FH|/e (anomalous)    1.27 FOM/DM FOM 3    0.376/0.76 
Refinement     Resolution (Å)  25.0‐1.6  50‐1.8  Number of reflections  53,510   37,775 Rwork / Rfree4  19.3%/22.1%  24.4%/27.9% Number of atoms     Protein  3122    Solvent  487    NADP  48    FAD  53   Average B value     Protein  19.8    Solvent  31.9    NADP  15.9    FAD  11.8   R.m.s deviations     Bond lengths (Å)  1.64  1.63 Bond angles (°)  0.006  0.014 
 
1. Highest resolution shell is shown in parenthesis. 
2. Rsym = Σ |(Ii) - <Ii> | Σ Ii  (is this correct?)  where Ii = intensity of the ith reflection and <Ii> = 
mean intensity. 
3. Mean figure of merit before and after density modification. 
4. R-factor = Σ(|Fobs|-k|Fcalc|)/Σ |Fobs|and R-free is the R value for a test set of reflections 
consisting of a random 5% of the diffraction data not used in refinement.  
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   Table 3.2 Bond distance between atoms of prosthetic group FAD with FrbG and proposed neighboring H2O/solvent molecules within H‐bonding distance           FAD          H2O    FrbG Group    Atom       Atom  Amino acid  Atom               Distance                        (Å)    Adenine  AN3       ALA41      N        3.12 AN1      VAL131     N        2.77 AN6      VAL131     O        3.15  Ribose   AO2*      GLU40      OE2        2.71 AO2*          Owat              2.73 AO3*      GLU40      OE1        2.81             Phosphates  AO1          Owat              2.66 AO1      SER49   OG        2.87 AO2      SER49           2.83 O1P      ALA14     N        2.86 O1P          Owat                2.50 O2P      LEU389    N        3.07  Ribitol   O4          Owat               2.75      Flavin    O2      VAL412    N        2.72     O2          Owat               2.55 N5          Owat              2.84     N3              Owat               2.64     O4          Owat               2.89     O4      ASN58    N        2.94  N – nitrogen; O – oxygen; ALA – alanine; VAL‐ valine; GLU – glutamic acid; SER – serine; LEU – leucine; ASN ‐ asparagine 
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Table 3.3 Bond distance between atoms of cofactor NADP(H) with FrbG and proposed neighboring H2O/solvent molecules within H‐bonding distance          NADP+        H2O    FrbG Group    Atom       Atom  Amino acid  Atom               Distance                        (Å)    Nicotinamide NN7      ASP410     O        2.82 NO7          Owat                3.21 NO7          Owat              2.72 NN1      HIS221  ND1        2.41  D‐Ribose  NO3*          Owat              2.98 NO3*      ASP410  OD2        2.44 NO2*          Owat              2.78 NO2*           Owat               2.81  Phosphates  AO1          Owat              2.73     AO1          Owat              2.79 AO2          Owat              2.73 NO1      SER222  OG        2.72 NO1          Owat               2.93 NO2      SER222    N        2.83 NO2      HIS221    N        3.05 NO2           Owat               2.79  Ribose‐P  3AOP      ARG250  NH1        2.94 3AOP          Owat               3.12     1AOP          Owat               2.57 1AOP          Owat               2.95 1AOP          Owat               2.72 2AOP          Owat               2.52     AO3*         GLY219    N        2.94 AO4*         ALA338     O         3.20  Adenine  AN1      ARG250  NH2        3.21 AN1          Owat              2.76     AN6      ALA172    O        2.98 AN6              Owat               3.12     AN7          Owat               2.78     AN3          Owat                3.10  
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N – nitrogen; O – oxygen; P – phosphate; ASP – aspartic acid; HIS‐ histidine; SER – serine; ARG – arginine; GLY ‐ glycine         Table 3.4 Bond distance between oxygen of proposed water molecules and atoms of FrbG residues within hydrogen bonding distance         H2O           FrbG       Atom        Amino acid    Atom               Distance                    (Å)         Owat              GLY10       O        3.28     Owat              GLY12       N        2.89        Owat              GLY15       N        2.82            Owat              ASN58       ND2        2.83   N – nitrogen; O – oxygen; GLY – glycine 
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    Table 3.5 Bond distance between atoms of the nicotinamide group and isoalloxazine ring with FrbG residues and proposed H2O molecules within H‐bonding distance.   Nicotiamide        Isoalloxazine               Atom                      Atom                    Distance                      (Å)         NC4                           N5            3.28       NO7               N3            3.67        NN7               N1            3.56   N – nitrogen; O – oxygen; NC – Carbon; NO – Oxygen; NN ‐ Nitrogen  
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   Table 3.6 Bond distance between atoms of prosthetic group FAD with TrxR and neighboring H2O within H‐bonding distance. Hydrogen bonds (cutoff <3.2 Å) are listed.           FAD          H2O    FrbG Group    Atom       Atom  Amino acid  Atom               Distance                        (Å)    Adenine  AN3       LYS33      NH        3.3 AN1      VAL181     NH        2.9 AN6      VAL181     CO        2.9  Ribose   AO2*      GLU32      OE2        2.7     AO3*      GLU32      OE1        3             Phosphates  OAB              GLN39    NH        2.9 OAC      GLN39  NE2        2.9 OBZ      ASP281    NH        2.9 OBZ      GLY111    NH     water mediated OBY      ALA12     NH          3 OBY      GLY13     NH    water mediated  Ribitol   O2’              LYS288     O        2.9     03’      ASP281   OD1        2.5     04’      ILE40     NH    water mediated  Flavin    O2      VAL290    NH        2.8     N3      ASN48   OD1        2.8     O4      GLU47     NH    water mediated     N5      SER43     OG    water mediated   NH – nitrogen; O – oxygen; ALA – alanine; VAL‐ valine; GLU – glutamic acid; SER – serine; LEU – leucine; ASN – asparagine; LYS – lysine; GLN – glutamine; ILE – isoleucine      
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